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La producción  de ovinos en la SAIS Túpac Amaru, es una actividad económica de gran 
importancia por la producción de lana y carne de calidad de exportación. La parasitosis 
gastrointestinal genera  grandes pérdidas económicas en la producción ovina. Los últimos 
reportes realizados sobre frecuencia parasitaria gastrointestinal  en ovinos de la sierra central son 
antiguos, es por ello que el presente estudio tuvo como objetivo actualizar los conocimientos 
sobre la frecuencia de los parásitos gastrointestinales de ovinos de la SAIS Túpac Amaru.  Las 
muestras se obtuvieron  de 183 ovinos hembras de 4 años aproximadamente, procedentes de las 
distintas unidades de la SAIS Túpac Amaru y recolectadas en la unidad de producción 
Pachacayo. El muestreo fue realizado entre abril a mayo  del año 2006, y para su procesamiento 
se emplearon los métodos de Flotación con solución de Sheather, Sedimentación rápida 
modificado por Lumbreras, Ritchie, Tinción de Ziehl-Neelsen modificado y McMaster, 
obteniéndose los siguientes resultados: el  91.8% presentaban infección a alguna forma 
parasitaria gastrointestinal, predominando el poliparasitismo con 59.5%. El parásito más 
frecuente es la coccidia con 91%; nemátodos 82%; tremátodos 8.7% y por último los céstodos 
con 5.5%. La combinación parasitaria más frecuente fue el biparasitismo. El grado de infección  
por huevos de nemátodos y ooquistes de coccidias obtenida a través de la carga parasitaria fue 
leve. El conocimiento de la frecuencia de parásitos gastrointestinales y el grado de infección 
parasitaria ayudará a evaluar el sistema de control en la SAIS Túpac Amaru contra la helmintiosis 
gastrointestinal y coccidiosis, con el objetivo de aumentar la productividad. 
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The production of sheeps in the SIAS (Subregional Investment of Andean Society) or 
SAIS for they spanish acronym, is the most important economic activity for the production of 
wool and meat of quality of export. The gastrointestinal parasitosis generates a great economic 
lost in the sheep production. In the last reports, there is some frequency of gastrointestinal 
parasitosis in sheeps of the central sierra, but they are old; for that reason the present study had 
like objective of actualize the knowledge of the gastrointestinal parasitosis frequency in the 
sheeps of Tupac Amaru SIAS. The samples were obtained of 183 discarding females sheeps 
coming from different units of the SIAS, in the lapse of four years; and recollected in the 
production unit of Pachacayo. The sampling was made between April and May of 2006, and the 
processing was made with the Sheather floating method, Lumbreras fast modified sedimentation, 
Ritchie method, modified Ziehl-Neelsen stain  and Mac Master method; obtaining the following 
results: the 91.8% had a gastrointestinal parasitic infection, predominating the poliparasitism in 
59.5%. The most common parasite was the coccidia 91%; nematodes 82%, trematode 8.7% and 
last cestode 5.5%. The most frequent parasitic combination was the biparasitism. The infection 
degree from nematodes eggs and coccidias oocyst was obtain through the parasitic load he was 
slight. The knowledge of the frequency of gastrointestinal parasites and the infection load will 
helped to evaluate the control system of the Tupac Amaru SIAS against gastrointestinal 
helminthiasis and coccidiosis. 
Keywords: Sheep, parasites, helminth, coccidias. 
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El origen de los ovinos probablemente estuvo en Asia o Europa hace 7 millones de 
años. Con la aparición del hombre ocurre su domesticación, hecho que dataría del 
período neolítico en las edades de la piedra cortada y labrada. Las razas domésticas 
actuales habrían derivado en su totalidad de tres tipos primitivos de ovinos salvajes: el 
URIAL (Ovis vignei), el MUFLON (Ovis musimon) y el ARGALI (Ovis ammon).  
 
 
La crianza de ovinos está muy difundida, existiendo una población de 1,164 
millones a nivel mundial y 87 millones en Sudamérica. La población registrada en el 
último censo de 1994  a nivel nacional es de14’680,310, siendo los departamentos más 
representativos: Puno, Cuzco, Junín y Huánuco. La  producción  de ovinos en el Perú se 
encuentra distribuida de la siguiente manera: el 42.6% está en manos de los pequeños 
productores, el 7.8% está en manos de los medianos productores, el 31.6 % se encuentra 
en las Comunidades y el 18.1% en las SAIS. Las SAIS poseen un nivel tecnológico 
adecuado en cuanto a  sistemas de pastos cultivados y cercos, además de ser 
considerado uno de los principales productores de ovinos a nivel nacional de lana y 
carne con calidad de exportación.  
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Se ha señalado al parasitismo gastrointestinal en los ovinos como una de las 
principales limitantes en la producción de esta especie, causando serias alteraciones 
metabólicas, que provocan desde pérdida en la producción hasta la muerte de los 
animales. Se han estimado pérdidas económicas de alrededor de 7 millones de dólares 
anuales por  disminuciones en un 30 a 50% del incremento de peso en animales jóvenes, 
un 30% de la producción de lana y por costo de quimioterapia. 
 
Las explotaciones ovinas en nuestro país,  reportan  entre 80 a 100% de infecciones 
por nemátodos gastrointestinales. Estudios realizados en Cajamarca, indican que las 
especies más afectadas son los bovinos y ovinos con 75.5% y 59.5% de prevalencia 
respectivamente. Otro trabajo realizado en 1968, en  Huancayo, demostró que el 69.2% 
de ovinos fueron positivos a coccidias. Un estudio realizado en Ucayali en ovinos de 
pelo en 1990, el 97.5% de los animales estaban infectados con coccidias. 
 
Siendo la crianza de ovinos una actividad económica de gran importancia para las 
SAIS por ser uno de los principales líderes de la producción de lana y carne a nivel 
nacional, la presencia de parásitos gastrointestinales constituye uno de los factores que 
limitan su crianza, por generar desórdenes de tipo nutricional repercutiendo 
negativamente en el peso así como su baja actividad reproductiva.  Por lo tanto, el 
presente estudio tuvo como finalidad determinar  la actual frecuencia  de helmintiosis 
gastrointestinal y coccidiosis, y el grado de infección parasitaria en base al recuento de 
















II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
 
El parasitismo gastrointestinal en los ovinos es una de las principales limitantes 
en la producción de esta especie (Reverón, 1996), siendo generalmente producidos por 
helmintos (nemátodos, céstodes y tremátodos) y protozoarios (Soulsby, 1987; Quiroz, 
1989; Cordero et al., 1999)  
El diagnóstico del  parasitismo gastrointestinal subclínico o asintomático, es 
importante, ya que a pesar que los animales no presentan signos clínicos,  se encuentran 
desarrollando un alto potencial biológico parasitario, lo que se hace difícil de reconocer 
hasta que haya una considerable pérdida en la producción. El parasitismo está 
acompañado por una amplia variedad de cambios clínicos y fisiopatológicos, pues 
según la población parasitaria los daños varían (Melhorn, 1988). La patogenicidad de 
una población parásita en particular depende de la carga parasitaria y de las 
características evolutivas del parásito y sobre todo del lugar de infección. En 
infecciones graves los efectos son más dramáticos, aunque hay umbrales altos y bajos 
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de parasitismo, que trae como consecuencia efectos adversos sobre el peso corporal y 
crecimiento de lana (Melhorn, 1988; Radostits, 2002).  
Los ovinos contraen esta enfermedad por la ingestión de pastos infectados, 
especialmente al finalizar la primavera y en otoño, períodos durante los cuales la 
incidencia de las enfermedades es mayor. Las larvas proceden de los huevos y apenas 
son ingeridas por los animales reproducen la parasitosis en el nuevo hospedero. 
(Soulsby, 1987) 
Definir la situación parasitológica de un determinado animal no es fácil debido a 
esta ingestión continua de larvas. Esta situación es dinámica y constituye el resultado de 
muchas variables complejas sometidas a interacción. Entre ellas se incluye: la tasa de 
ingestión de huevos o larvas y/o ooquistes, la condición de las mismas, la especie del 
parásito, la raza del animal, la edad y el estado nutritivo del hospedero (Cordero et al., 
1999).  
 
Se asume que existe una gran fluctuación en el número de huevos o larvas y/o 
quistes que viven en libertad en los pastos, estas fluctuaciones están en relación con la 
temperatura y humedad ambiental porque condicionan el desarrollo de las larvas 
infectantes (L3) de la mayor parte de los parásitos ( Rossanigo y Gruner,1994; 
Stromberg), observándose altos niveles de infección en las estaciones de lluvía (Nginyi 
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A continuación se describirá a los principales parásitos  gastrointestinales que 
afectan a los ovinos:  
 
2.1-HELMINTOS 
Los ovinos de crianza extensiva se encuentran más expuestos a los helmintos, 
ocasionando la disminución  del potencial productivo,  dependiendo de la cantidad de 
parásitos presentes en la pastura. (Torina et al., 2004). Dentro del grupo de helmintos se 
encuentran los nemátodos, céstodos y tremátodos. 
2.1.1.-ETIOLOGÍA 
 NEMÁTODO 
Los nemátodos gastrointestinales, son considerados los parásitos que generan 
mayores pérdidas económicas (Dominik et al., 2005). Los principales géneros son 
Haemonchus sp, Bunostomum sp., Trichostrongylus sp, Ostertagia sp, Strongyloides sp, 
Cooperia sp, Oesophagostomum sp, Chabertia sp, Nematodirus sp, Strongyloides, 
Toxocara sp, Capillaria sp  y Trichuris sp (Wang et al., 2004). Sus efectos combinados 
sobre el hospedador, junto con otros nemátodos digestivos como el Oesophagostomum 
y los anquilostomas se conocen vulgarmente con el término de gastroenteritis 
parasitaria. (Soulsby, 1987; Radostits, 2002). Estas afecciones, provocan pérdidas en la 
producción y en la productividad como por ejemplo: en las borregas disminuciones de 
la producción láctea, pérdida de peso; en los corderos bajas ganancias de peso, anemia 









Los céstodes o tenias anoplocéfalas comunes en los rumiantes son Monieza 
expansa, Monieza benedeni, Thysanosoma sp. y Thysaniezia sp, presentan distribución 
mundial. (Radostits, 2002). Durante mucho tiempo se ha debatido la patogenicidad de la 
Monieza expanza en las ovejas, actualmente se reconoce que las tenias son 
relativamente apatógenas. Sin embargo, en infecciones masivas pueden causar bajo 




Los géneros de tremátodos de rumiantes son Paramphistomum sp, Paragonimus 
peruvíanus, Eurytrema sp, Schistosoma mansoni y Fasciola hepatica, siendo este último 
más importante de los rumiantes domésticos ya que es la causa más común de la 
enfermedad hepática en áreas templadas del mundo. (Rojas, 2004;Merck, 2000). Este 
parásito es causante de una enfermedad conocida con el nombre de Fasciolasis o 
Distomatosis hepática (Rojas, 2004) 
La Fasciolasis afecta a gran cantidad de animales herbívoros y omnívoros 
incluyendo al hombre (Bulman y Lamberti, 2003). A nivel mundial la infección humana 
se ha difundido en México, Cuba, Puerto Rico, Chile, Perú, Uruguay, Brasil, Argentina, 












Los ciclos biológicos de los nemátodos más frecuentes en ovinos se pueden 
clasificar en cuatro modelos biológicos. 
Modelo 1:    
Parásitos: Haemonchus sp, Bunostomum sp., Trichostrongylus sp, Ostertagia sp, 
Strongyloides sp, Cooperia sp, Oesophagostomum sp, Chabertia sp. 
Los huevos son excretados en las heces y en el ambiente evoluciona a L1 y 
romperá la cubierta del huevo y luego mudará a L2 y después a L3. Esta ultima, es la 
que dispone una mayor sobrevivencia ambiental debido a la retención de la cubierta de 
la  L2. La  L3 ingresa por vía oral y dependiendo de la especie penetrara a las glándulas 
o mucosas del estómago, intestino delgado o intestino grueso para mudar a L4, y luego 
retornar al lumen del órgano correspondiente y hacerse adulto, reproducirse y producir 
huevos.  
 Modelo 2:    
Parásito: Nematodirus sp. 
Los huevos son excretados en las heces y en el ambiente evoluciona a L1 y 
luego mudará a L2 y después a L3 siempre dentro del  huevo, ya en L3 se rompe la 
cubierta del huevo y libera la L3. Este ingresará por vía oral y penetra la mucosa del 
intestino delgado para mudar a L4  y retorna al lumen intestinal y hacerse adulto, 
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Modelo 3:    
Parásitos: Toxocara sp, Capillaria sp  y Trichuris sp. 
Los huevos son excretados en las heces y en el ambiente evoluciona a L1 y 
luego mudará a L2 y L3 siempre dentro del huevo. La  L3  dentro del huevo es la forma 
infectiva del parásito. Este ingresará por vía oral y penetra la mucosa del intestino 
delgado para mudar a L4  y retorna al lumen intestinal y hacerse adulto, reproducirse y 
producir huevos. En el caso de Toxocara sp. se produce una migración somática, que es 
la más frecuente y se da en animales adultos. Los huevos luego de ser ingeridos 
eclosionan liberando la L3. Esta llega a la sangre para dirigirse al hígado y pulmón 
dispersándose por los diferentes tejidos y permanecer como L4  en estado de hipobiosis 
hasta que en el hospedero hembra por factores de stress causados por el relajamiento 
inmune periparto estimule la movilización larval  y se de una transmisión vertical a 
través de la placenta para acceder al feto o llegar a la glándula mamaria y acceder a la 
cría.  
Modelo 4:    
Parásito: Strongyloides sp. 
Las formas parasitarias de Strongyloides sp. (Orden Rhabditida), tienen la 
peculiaridad del parasitismo facultativo, por lo tanto, tiene dos comportamientos: el 
primero es el  ciclo homogónico o parasitario donde el huevo sale con las heces ya 
larvado, y eclosiona para dar salida a L1 y mudar a L2 y L3 infectiva. Estas ingresan al 
hospedero por vía cutánea o la mucosa oral,  por vía sanguínea llega al pulmón y a los 
otros tejidos por una migración somática, entre ellos a la glándula mamaria y por vía 
calostro al intestino delgado hasta ser adulto, en este ciclo solo se desarrollan parásitos 
hembras y por producir huevos se les denomina hembras partenogenéticas. El otro es el 
  9 
ciclo heterogónico o no parasítico, donde la L3 del ciclo homogónico puede optar por la 
ruta del desarrollo sexual (hembras y machos). Estos copularán y producirán huevos 
larvados, para luego eclosionar, L1 muda a L2 y luego a L3; esta última puede seguir 






















Ciclo biológico de Nematodirus  sp. 
Ciclo biológico de Trichostrongylus sp. 
PPP 2-4 semanas 
PPP 1-3 semanas 
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 CÉSTODO 
Los ciclos biológicos de todos los céstodos anoplocéfalos son muy similares. El 
hospedero definitivo elimina conjuntamente con las heces los proglotis grávidos o los 
huevos  que salieron de los proglotis que se rompieron en el intestino grueso. Los 
huevos son ingeridos por el hospedero intermediario (ácaro oribátide), desarrollándose 
en el homocele del ácaro el cisticercoide, siendo la forma infectiva para el hospedero 
definitivo. La ingestión de la oncóesfera encapsulada (huevo) es ingerido por el 
hospedero definitivo, migrando al lumen y el escólex se adhiere a la pared intestinal, 
produciéndose por medio de la gemación  los proglotis, que evolucionan como: 
proglotis inmaduros, maduros y grávidos que contiene los huevos. Estos últimos 
progresivamente se van desprendiendo de la tenia, individualmente o en grupo, para ser 
eliminados con las heces, en un tiempo de 6 a 7 semanas después de la ingestión del 












Ciclo biológico de Moniezia sp. 
Eliminación de 







PPP 6-7 semanas 
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 TREMÁTODO 
Este parásito presenta un ciclo de vida indirecto, para completar su ciclo 
biológico necesita de un hospedero definitivo (mamífero) y de un hospedero 
intermediario (caracol). (Bulman y Lamberti, 2003). 
El ciclo se inicia con la ingestión de la metacercaria. A nivel del estómago esta 
sufre la digestión de la cubierta quística por el efecto del jugo gástrico y a nivel del 
intestino se termina el desenquistamiento, liberando a los tremátodos jóvenes (0.7 mm 
aproximadamente de tamaño). Estos penetran la mucosa intestinal para luego atravesar 
la pared intestinal y entrar a la cavidad peritoneal. Luego atraviesan la cápsula hepática 
y se desplazan por el parénquima hepático durante varias semanas, creciendo y 
destruyendo los tejidos. (Merck 2000). Esta migración dura alrededor de 6 semanas, 
tiempo en que acceden al conducto biliar y en 2 semanas más adquieren el estadio 
adulto y mediante la reproducción sexual inicia la oviposición (20000 huevos por día). 
Estos son arrastrados por la bilis hasta el intestino delgado (vía colédoco) y 
posteriormente evacuados con la materia fecal. El tiempo transcurrido desde la ingestión 
de metacercaria y la presencia de huevos en las heces es de 8 a 10 semanas. (Bulman y 
Lamberti , 2003). 
  Los huevos excretados al medio ambiente desarrollan en un tiempo de 3 a 4 
semanas. La primera forma larvaria es el miracidio que abandona el huevo por el 
opérculo y mediante sus cilios nadan hasta encontrar un caracol del género Lymnaea 
(Rojas, 2004). Mediante su espolón cefálico penetra la superficie del caracol para 
inyectar su material de reproducción asexual. En el tracto digestivo del caracol se 
convierten en esporocistos en cuyo interior se reproducen de 5 a 8 redias. En el interior  
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de cada redia se va a producir de 15 a 20 cercarias, las mismas que liberan a cada redia 
de origen para abandonar el caracol. La reproducción asexual dentro del caracol se lleva 
a cabo en un tiempo de 6 a 7 semanas. (Cordero et al., 1999) Las cercarias fuera del 
caracol nadan con la ayuda de su flagelo en búsqueda de una superficie de adherencia, 
generalmente la vegetación acuática donde se adhieren pierde el flagelo y se recubren 
de una cubierta quística de gran resistencia a las condiciones ambientales tomando el 
nombre de metacercaria. Este proceso de enquistamiento dura de 2 a 3 días, obteniendo 
















                                      
 
Ciclo biológico de Fasciola hepatica 
PPP 8-12 semanas 





La oviposición, y por lo tanto, la contaminación de las pasturas con sus huevos, 
tiene variaciones que dependen de la edad, el grado de inmunidad adquirida, el estado 
fisiológico, el nivel nutricional de los animales, de la época del año, las condiciones 
geoclimáticas locales, la especie parasitaria y del número de parásitos presentes ( Sykes, 
1978; Herbert, 1982; Rommel et al., 2000). 
 PREVALENCIA 
A continuación se describirá las prevalencias reportadas a nivel nacional e 
internacional de los nemátodos, céstodos  (tenias) y tremátodos (Fasciola hepatica).  
Un estudio realizado en Kazakhstan se evidenció la presencia de huevos de 
Nematodirus sp. era más común en ovejas menores de 1 año de edad, mientras que los 
del Trichostrongylidae eran generalmente más comunes en ovejas adultas. (Morgan et 
al., 2006). Otro trabajo realizado en Kenya demostró que el Haemonchus contortus era 
el nemátodo más frecuente en los corderos, mientras que en ovejas, tenían números 
perceptiblemente más bajos del Haemonchus contortus. (Nginyi et al., 2001)   
En Brasil, estudios realizados por Ramos et al., en  Santa Catarina, en la región 
de los  Campos de Lages, determinó la prevalencia de los principales géneros y especies 
de helmintos en ovinos destacándose las principales Haemonchus contortus (61,3%), 
Trichostrongylus axei (54,8%), Ostertagia (Teladorsagia) circumcincta (25,8%), 
Trichostrongylus colubriformis (48,2%), Trichostrongylus longispicularis (25,8%), 
Oesophagostomum columbianum (38,7%), Oesophagostomum venulosum e Trichuris 
ovis (32,3%) e Muellerius sp. (19,4%). (Ramos, 1985) 
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En España, en la provincia de León, el 71% y el 97% de los animales de menos 
y más de un año de edad, respectivamente, están infectados por Trichostrongylus sp, 
con unas eliminaciones variables de huevos (hpg), incluso entre los animales de un 
mismo rebaño, pero en la mayoría de los casos superiores a 150 hpg. Además, la 
prevalencia es más elevada en verano y otoño (96%) que en invierno y primavera 
(79%). Otros nematodos como por ejemplo Oesophagostomum sp., Bunostomum sp y 
Chabertia ovina, son menos importantes y representan un pequeño porcentaje bajo en 
los coprocultivos, pero tienen importancia económica y sanitaria en infecciones mixtas 
con otros Trichostrongylus sp.  
En nuestro país, mediante un trabajo realizado por Peña, en la provincia de Junín 
en la SAIS Túpac Amaru, se evidencio una prevalencia de los siguientes parásitos: 
Nematodirus spathiger 93.3%, Trichuris ovis 78.3%, Nematodirus filicollis 75%, 
Ostertagia circumcincta 53.3%, Ostertagia ostertagi 21.6%, Trichustrongylus spp 
11.6%, Trichostrongylus axei 5%, Chabertia ovina 5%, Capillaria spp 10%. Este 
estudio demostró que en corderos de 1 a 12 meses de edad, predominan la infección de 
especies parasitarias de los géneros Nematodirus sp,  Ostertagia sp. y Trichostrongylus 
sp. Se observó además una prevalencia total de 98.3% para nemátodos  y de 86.6% para 
céstodos.  (Peña, 1969) 
Torres, en la provincia de Yauyos, determinó un  97% de parasitismo 
gastrointestinal. Las especies parasíticas y su incidencia fueron: Hamonchus contortus 
79%, Chabertia ovina 58%, oesophagostomun venulosum 36%, Bunostomum 
trigonocephalus 31%, Ostertagia ostertagi 17%, Trichuris ovis 13%, Ostertagia 
circumcita 5%, Trichostrongylus sp 8%, Nematodirus spathinger 3% y Moniezia 
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expansa 1%. Las asociaciones predominantes fueron Haemonchus contortus con 
Bunostomum trigonocephalus en animales jóvenes y Hamonchus contortus con 
Chabertia ovina en adultos. (Torres, 1952) 
Trigueros, en un trabajo realizado en Pucallpa, en ovinos de pelos de 180 días de 
edad señalo la frecuencia de los siguientes parásitos: Cooperia sp. 81%, Bunostomun sp. 
9%, Haemonchus sp. 7%, Oesophagostomum sp. 2%, Trichostrongylus sp. 1% 
(Trigueros, 1998) 
Leguía, señala que la gastroenteritis parasitaria en ovinos son producidos por 
infecciones mixtas de nemátodos, entre los que destacan por su patogenicidad los 
géneros Ostertagia sp, Nematodirus sp, Cooperia sp, Trichostrongylus sp, Bunostomun 
sp, Chabertia sp, Trichuris sp. Se han reportado prevalencia de morbilidad entre 70% a 
100% y 3% de mortalidad. Además, señala que la teniosis es una enfermedad altamente 
prevalente en corderos en los cuales se ha notificado una tasa de infección de hasta 
100%. y en el caso de los trematodos,  indica que la prevalencia de distomatosis 
fluctúan entre el 70 a 100% en las principales zonas ganaderas (Leguía, 2001) 
La distribución de la Fasciola hepatica, en América Latina es amplia, 
incluyendo reportes que señalan su presencia desde México, pasando por 
Centroamérica, como lo es Costa Rica; y Suramérica: Colombia, Venezuela, Brasil, 
Perú, Bolivía, Argentina, Chile, Ecuador, Uruguay y Paraguay. También se encuentra 
en las islas caribeñas: Cuba, Puerto Rico, República Dominicana, Santa Lucía, Jamaica, 
Guadalupe y Martinica (Boray et al., 1994) 
En España, está ampliamente distribuida la Fasciola hepatica, con cifras de 
prevalencia bastante altas en algunas regiones. Por ejemplo, en León oscila entre el 15 y 
el 24% mediante análisis coprológico y el 77,6% (Ferre et al., 1995) mediante ELISA 
indirecto. También se menciona en este trabajo que la prevalencia individual es del 
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9,5%, afectando al 36% de los rebaños muestreados. En otras partes de España, también 
constituye un problema sanitario, con porcentajes de prevalencia elevados: 69,2% en el 
País Vasco; moderados/altos: 13-22% en Zaragoza, 9,3% en Salamanca, 9,7% en 
Granada; o bajos: 3,3% en Cáceres. 
La Fasciola hepatica, esta presente en nuestro país, es más frecuente en la sierra, 
en donde se pueden hallar hatos con variada tasa de infección que pueden legar a 100%. 
En bovinos de Cajamarca se reporta 78% de infección y en el Valle de Mantaro 55.7% 
de infección. (Rojas, 2004). Leguía et al.,indican que en el país existen zonas de elevada 
prevalencia, con tasas de infección de 20 a 100% como Cajamarca, Ancash, Lima, 
Junín, Cuzco, Ayacucho, Pasco, Huancavelica, Apurimac, Ica y Huánuco; presentando 
en Junín una prevalencia de 39%. (Leguía et al, 1989). 
 
 FACTORES DEL PARÁSITO 
HIPOBIOSIS 
La hipobiosis constituye un fenómeno adaptativo de los nemátodos, que consiste 
en una inhibición metabólica del desarrollo larval, que alarga considerablemente el 
período total de estos estadíos y se produce durante períodos de condiciones adversas en 
los pastos. (Radostits, 2002), por ejemplo en la zona templada de Argentina y Uruguay 
con veranos calurosos y relativamente secos, la inhibición se produce durante la 
primavera-verano en el caso de Ostertagia sp. (Fiel et al., 1988, Fernandez y Fiel, 1996) 
o en invierno para Haemonchus contortus, menos resistente a las condiciones frías 
(Balbi, 1993). La posibilidad de atravesar períodos prolongados como larvas 
hipobióticas determina que sobrevivan a períodos desfavorables desde el punto de vista 
climático, y la reactivación masiva puede asociarse a trastornos clínicos severos, incluso 
en ovejas adultas cuando la desinhibición coincide con el parto en ovejas. Es muy 
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importante el impacto sobre la infección temprana de los corderos que tienen estas 
poblaciones de helmintos adultos en las madres. (Radostits, 2002) 
 
 FACTORES DEL HOSPEDADOR 
EDAD 
Los animales jóvenes son más susceptibles que los adultos a las infecciones por 
nemátodos gastrointestinales. Esto sucede cuando se rompe el equilibrio 
hospedero/parásito, como la ingestión de un número elevado de larvas, preñez, lactación 
y subnutrición pueden llevar a infecciones graves en todos los animales del  rebaño. 
(Santa Rosa et al., 1986). 
ESPECIE 
El ovino es más susceptible a la infección de fasciolasis que el bovino ya que el 
ovino posee el hábito de coger el alimento al ras del suelo que ocasiona que ingiera 
grandes cantidades de metacercarias, esto unido a que posee un hígado pequeño que no 
soporta infecciones altas y una deficiente respuesta inmune hace que esta especie sea 




El relajamiento inmune periparto (RIPP) es consecuencia de la influencia de un 
conjunto de hormonas que se ven incrementado a medida que se acerca el parto que se 
hace evidente a la 2 – 3 semanas antes del parto, y manteniéndose en tal situación hasta 
las 10 – 12 semanas subsiguientes. Esto altera el estado de resistencia inmunitaria de los 
animales  gestantes. Este fenómeno se presenta en todas las hembras gestantes, como 
por ejemplo vacas, ovejas, cabras, yeguas, alpacas, marranas, perras, etc., y no en las 
hembras vacías o no gestantes, aún siendo convivientes con hembras preñadas. Durante 
la preñez, los niveles de progesterona aumentan y, cuando paren, los niveles de 
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prolactina aumentan. Se ha demostrado en un estudio realizado en ovejas, que las 
alteraciones de los niveles hormonales comprometen la inmunidad y consecuentemente, 
el aumento del establecimiento de las larvas infectantes ingeridas que se encontraban en 
hipobiosis. (Baker, 1975 ; Radostits, 2002; Rojas, 2004). 
 
 FACTORES DEL MEDIO AMBIENTE 
Un factor muy importante es el clima, especialmente la temperatura y humedad 
dada por las lluvías. (Rojas, 2004). La temperatura y humedad ambiental condicionan el 
desarrollo de las larvas infectantes (L3) de la mayor parte de los nemátodos (Rossanigo 
y Gruner, 1994; Stromberg, 1997).Según un estudio realizado en una región semiárida 
de Etiopía demostró la presentación de altos niveles de la infección durante las 
estaciones cortas y largas de lluvía con mayor frecuencia en los meses de mayo y 
septiembre de cada año. El Haemonchus contortus era el parásito más frecuente, 
seguido por Trichostrongylus spp. (Sissay  et al., 2006). En el Perú la presentación de la 
parasitosis gastrointestinal es estacional y por ello potencial de infección de los pastos. 
Este potencial se puede clasificar en: elevado, comprendiendo todo el periodo lluvioso 
(enero-abril) ofreciendo condiciones favorables para el desarrollo larval; moderado, 
comprende el inicio de la estación lluviosa (septiembre – diciembre), en donde hay 
desarrollo gradual o violento de las larvas inhibidas (hipobiosis); bajo, comprende el 












A continuación se detallará los principales trastornos fisiológicos ocasionados por la 
helmintiosis gastrointestinal.  
 NEMÁTODO 
La infección por nemátodos gastrointestinales ocasiona principalmente  la 
pérdida de proteína plasmática. El destino de estas pérdidas es dependiente del sitio de 
infección. Así, pérdidas por parasitismo abomasal pueden ser reabsorbidas en el 
intestino, mientras que pérdidas por parasitismo intestinal pueden perderse en las heces 
(Holmes y Coop, 1994). Estas pérdidas de fluidos plasmáticos traen como 
consecuencia, una menor presión coloidosmótica y una presión hidrostática 
relativamente elevada, que da lugar al edema, un mayor catabolismo proteico, el 
pepsinógeno no se convierte en pepsina, ya que esto solo se da en un medio ácido y en 
consecuencia no se dispone de pepsina para digerir las proteínas. y por tanto, un 
deficiente desarrollo somático visceral que es el origen de índices productivos menores 
(Fox, 1997)   
La reducción del apetito en el hospedador es un factor importante, cuyo 
mecanismo ha sido asociado a un incremento del nivel de la colecistoquinina. Sin 
embargo, el uso de drogas para bloquear la colecistoquinina periférica demostró no 
obtener efecto sobre el apetito y que más bien el hipotálamo cumple una función 
principal. El incremento del pH abomasal como consecuencia de la infección parasitaria 
es debido a un incremento en la síntesis de la gastrina por las células G. El incremento 
de la gastrina estimularía el crecimento fúndico y sería el responsable para la respuesta 
hipertrófica observada en el abomaso infectado por Ostertagia (Holmes y Coop, 1994). 
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El incremento del pH abomasal da lugar a un aumento de las enterobacterias gram 
negativas y consecuentemente a la diarrea, disminuyendo la digestión y la absorción 
intestinal que traen como consecuencia la pérdida de importantes nutrientes que 
disminuyen la producción (Rojas, 2004). 
 CÉSTODO 
En infecciones graves, se ha sugerido que pueden competir por los nutrientes, 
excretar productos tóxicos o, debido a su longitud, interferir en la motilidad intestinal. 
En corderos, se ha asociado la presencia de numerosas  Moniezia expansa con brotes de 
enterotoxemia. Las especies que se localizan en el páncreas y conductos biliares no 
causan lesiones importantes, pero por las lesiones hepáticas pueden provocar el 
decomiso en la inspección de mataderos (Radostits, 2002) 
 
 TREMÁTODO 
La patogenicidad de la Fasciolasis se centra alrededor de las lesiones hepáticas, 
y su magnitud esta determinada por los efectos lesivos producidos en el parénquima por 
la migración de los parásitos y la presencia de adultos en los conductos biliares. Aquí 
causan colangitis, obstrucción biliar, fibrosis y pérdida de proteínas plasmáticas a través 
del epitelio, aunque estas proteínas se pueden absorber en el intestino. También tiene 
lugar una pérdida de sangre completa causada por la alimentación de tremátodos. Esto 
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2.1.5.-SIGNOS CLÍNICOS Y LESIONES  
 NEMÁTODO 
Trabajos realizados por Fox en fisiopatología de la infección por nemátodos 
gastrointestinales, se concluyó que estos causan afecciones en tres áreas principales: en 
los mecanismos de la depresión del apetito, cambios en la función gastrointestinal y 
alteraciones en el metabolismo de la proteína (Fox, 1997) 
Haemonchus contortus, es el principal causante de pérdidas económicas por ser 
un parásito que se localiza en el abomaso y se alimenta de sangre. Debido a su hábito 
hematófago, cada parásito adulto puede succionar hasta 0.1ml de sangre por día. (Arece 
y Rodríguez, 2003). Los animales con alto niveles parasitarios desarrollan un cuadro de 
anemia grave, pérdidas significativas de peso vivo, cantidad y calidad de la lana 
producida y muy frecuentemente a altas tasas de mortalidad, no sólo de animales 
jóvenes sino también de animales adultos en un periodo corto de tiempo. (Vieira et al., 
1997). 
Los síntomas clínicos de la infección aguda por Ostertagia spp. en los corderos 
son una diarrea acuosa, deshidratación, pérdida de apetito e imposibilidad de ganar 
peso. Entre las alteraciones patológicas se encuentra la gastritis hiperplásica. La mucosa 
del abomaso suele aparecer engrosada, edematosa, y presenta numerosos nódulos 
prominentes sobre la superficie de los pliegues del abomaso. (Fox, 1997) 
 En caso de Trichostrongylus los signos clínicos más característicos incluyen 
anorexia, descenso de la ganancia de peso así como un grado variable de 
hipoalbulinemia e hipofosfatemia. En los animales afectados con mayor gravedad se 
suele presentar una diarrea color oscuro y el vellón puede aparecer quebradizo. Las 
lesiones macroscópicas consisten en enteritis con una mayor producción de mucus, 
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inflamación del intestino delgado anterior e hipertrofia de la mucosa del duodeno y 
yeyuno. Las vellosidades suelen estar acortadas, deformadas, y en las infecciones 
graves, puede producirse una atrofia total de las mismas. (Cordero et al., 1999; 
Radostits, 2002) 
Los corderos infectados por Nematodirus spp presentan una intensa diarrea 
acuosa asociada con la aparición y desarrollo de los estadios larvarios, acompañada por 
letargo y pérdida del apetito. Lo más habitual es una enteritis catarral, inflamación 
aguda de la mucosa intestinal y deshidratación. Microscópicamente se observa una 
mucosa con lesiones superficiales caracterizadas por una compresión y deformación de 
las vellosidades en contacto con los parásitos, lo que conduce a la necrosis de la 
superficie epitelial y la formación de erosiones locales. (Cordero et al., 1999; Merck, 
2000) 
 CÉSTODO 
Actualmente se reconoce que las tenias son relativamente apatógenas, aunque en 
las infecciones graves pueden causar una disminución del rendimiento, alteraciones 
digestivas inespecíficas como estreñimiento, diarrea leve y disentería y en ocasiones 
anemia. (Merck, 2000; Radostits, 2002). 
 TREMÁTODO 
La Fasciolasis es variable en cuanto a su gravedad. La intensidad de la 
enfermedad esta determinado por el número de metacercarias ingeridas en un periodo de 
tiempo. (Merck, 2000). 
En ovejas, la Fasciolasis aguda se presenta casi siempre como una muerte súbita, 
sin otra manifestación clínica aparente, especialmente en que las ovejas tienen la 
oportunidad de pastar hierba fuertemente contaminada. Si el proceso se presenta 
clínicamente, muestra abatimiento, debilidad, falta de apetito, palidez, abdomen 
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distendido, edema de las mucosas y de la conjuntiva. Los brotes suelen ser de corta 
duración; la mayoría de las muertes se produce en un periodo de 2 a 6 semanas. (Merck, 
2000; Radostits, 2002). 
En la Fasciolasis subaguda los principales signos clínicos son el adelgazamiento 
y palidez de las membranas mucosas. El edema submaxilar solo se observa en algunos 
casos, pero muchos animales mostraran dolor a la palpación sobre la región del hígado. 
La supervivencia es más prolongada de 7 a 10 semanas, aunque en los casos con gran 
daño hepático, acaba produciendo la muerte, a causa de las hemorragias y la anemia 
(Merck, 2000; Radostits, 2002). En la Fasciolasis crónica las ovejas afectadas 
adelgazan, desarrollan un edema submaxilar y muestran palidez de las mucosas a lo 
largo de una semana. También se ha reportado que existe la caída del  vellón. El curso 
de la enfermedad puede durar hasta 2 a 3 semanas en aquellas que mueren; muchas 
sobreviven pero su estado corporal es malo durante un periodo de tiempo largo (Merck, 
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2.2.- COCCIDIAS 
Las coccidias son protozoarios que pertenecen al Phylum Apicomplexa, familia 
Eimeriidae. Son parásitos intracelulares obligatorios, donde se desarrollan la fases de 
reproducción asexual (merogonia o esquizogonia) y sexual (gametogonia), culminando 
con la formación de ooquistes, de gran importancia para el diagnóstico, dispersión, 
sobrevivencia e infección de nuevos hospedadores. (Rojas, 2004) 
2.2.1.-ETIOLOGÍA 
 EIMERIA 
El género Eimeria es un protozoario que pertenecen al Phylum Apicomplexa, 
Clase Sporozoea, Sub. Clase Coccidia, Orden Eucoccidae, Sub Orden Eimerina, Familia 
Eimeridiiae (Urquhart, 2001).  
La Eimeria spp. se encuentra distribuida ampliamente en diversas especies de animales, 
diferenciándose del Cryptosporidium spp por presentar una marcada especificidad sobre 
el hospedador (Rose, 1986).   
 
 CRYPTOSPORIDIUM 
El Cryptosporidium sp es un parásito protozoario que pertenece al Phylum 
Apicomplexa, Clase Sporozoa, Sub Clase Coccidia, Orden Eucoccidiiae, Sub Orden 
Eimeriina, Familia Cryptosporidiiae, Genero Cryptosporidium (Urquhart, 2001). 
El Cryptosporidium sp en un primer momento se sugirió que eran específicos del 
hospedador y tejidos, pero estudios de transmisión experimental cruzada demostraron 
que este parásito no esta restringido a un solo hospedador, es decir es un parásito no 
específico  y se le considera como un género de una sola especie (Current, 1986; 
Holland, 1990). 
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Entre las especies que parásita se encuentra los animales domésticos (vacuno, 
ovejas, caballos, cabras), animales de compañía (gatos, perro), animales de laboratorio 
(conejos, ratones, ratas, monos), reptiles y peces (O’donoghue, 1985; Tzipori y 
Campbell, 1981.), pero asimismo se observó que este parásito en las aves sólo es 
transmisible entre ellos, más no a los mamíferos y viceversa. (O’donoghue, 1985). 
2.2.2.-CICLO BIOLÓGICO 
 EIMERIA 
a) FASE ASEXUAL O ESQUIZOGONIAO MEROGONIA 
Se inicia con la ingestión y desenquistamiento del ooquiste esporulado dentro del 
hospedador. Para el desarrollo del proceso de desenquistamiento es necesario la 
presencia de dos estímulos separados, uno de ellos es el suministro de CO2 y el otro la 
acción de la tripsina y la bilis, lo que permitirá la liberación de los esporozoitos 
(Urquhart, 2001). Cada ooquiste libera ocho esporozoitos que invaden las células 
epiteliales del intestino para formar un esquizonte o meronte, en cuyo interior se 
formará los merozoitos que infectaran otras células intestinales. (Barriga, 2002). 
                  b)   FASE SEXUAL 
Después de varios ciclos de replicación asexual, comienza la reproducción sexual 
(gametogonia), algunos merozoitos se orientaran a la formación del gameto masculino o 
microgameto, en cuyo interior se formará los microgametocitos. Otros merozoitos 
formaran los gametos femeninos o microgametos, los que serán fecundados por los 
microgametos para dar como resultado a los ooquistes, los cuales son eliminados con 
las heces. (Rojas, 2004). Los ooquistes eliminados son inmaduros (no esporulados) y 
precisan de 3 a 6 días, bajo condiciones ambientales optimas para desarrollar en su 
interior los esporozoitos y convertirse en infectantes o esporulados. (Urquhart, 2001).   
 



























Ciclo biológico de Eimeria sp. 
PPP 3-6 días 




El cryptosporidium sp. presenta un ciclo biológico similar al de otras coccidias, 
es directo y comprende los estadios de Esquizogonia o Merogonia (reproducción 
asexual), gametogonia (reproducción sexual) y Esporogonia (esporulación) (Rojas, 
2004; Chermette & Boufassa, 1988). 
Se inicia con la ingestión de ooquistes esporulados, los esporozoitos son 
liberados en el tracto gastrointestinal e invaden los enterocitos con una localización 
intracelular y extracitoplasmática donde se desarrolla los trofozoitos, (Hill, 1990), 
posteriormente se produce la primera generación de esquizontes conteniendo 8 
merozoitos cada uno, los merozoitos son liberados y maduran a esquizontes de segunda 
generación conteniendo 4 merozoitos cada uno. La segunda generación de merozoitos 
se diferencian luego en microgametocito y macrogrametocito los que al fusionarse 
producen primero un cigoto y por último al ooquiste. (Urquhart, 2001; Barriga, 2002) 
Todos los estadios evolutivos del parásito son intracelulares pero 
extracitoplasmáticos, rodeado por la membrana celular del hospedero (Hill, 1990; Fayer 
& Ungar, 1986). Cada estadio intracelular reside dentro de una vacuola parasitófora 
confinado a la región de las vellosidades intestinales. (Current, & García, 1991; 
Holland,  1990). El Cryptosporidium sp. siendo una coccidia, presenta diferencias 
sustanciales con respecto a la Eimeria en lo referente al ciclo biológico, en la fase de 
esporogonia se producen dos tipos de ooquistes del cryptosporidium: un 80% de ellos 
presenta paredes gruesas que son esporulados y eliminados con las heces al medio 
ambiente y son los que transmiten la infección de un hospedador a otro (Current, 1986), 
mientras el otro 20% es de paredes delgadas con una sola membrana  y llegan a 
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romperse dentro del hospedador y los esporozoitos liberados penetran las células 
epiteliales adyacentes, conduciendo a una autoinfección endógena (Current, 1986;Fayer 
& Ungar, 1986) 
Se ha determinado que el periodo prepatente (tiempo entre la infección y la 
eliminación de ooquistes), varía de 2 a 14 días, en la mayoría de los animales 
domésticos, mientras que el periodo de patencia (duración de la excreción de ooquistes), 
es variable dentro de las diferentes especies de hospedadores, desde varios días a varios 
meses. (Clavel P, 1996; Webster, K.1993), además el periodo de máxima excreción de 
ooquistes coincide con el de cuadros diarreicos a los 4  a 11 días post infección (Ortega- 
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Seguidamente se detallará la prevalencia a nivel nacional e internacional de la 
infección por coccidias. 
En un trabajo realizado por Rojas, señala que la prevalencia de Eimeria sp. en 
alpacas, se inicia a las dos semanas de edad alcanzando después su pico de alrededor de 
95%, a los 135 días de edad. (Rojas, M, 1990) 
Un trabajo realizado en ovinos de pelo, por Samanez, en Ucayali. Evidenció una 
alta prevalencia de ooquiste de coccidias un 97.5%, en condiciones de crianza 
semiintensiva, deficiente control sanitario, condiciones óptimas de  temperaturas 26.3°C 
y humedad que favorecen el desarrollo y víabilidad de los ooquistes, presentándose 
recuentos más elevados de ooquistes en animales de 2 a 4 meses de edad. (Samanez, 
1990) 
En estudios realizados en terneros con diarrea y en terneras aparentemente 
sanos, evidenciaron la presencia de Cryptosporidium sp. entre 10 a 80% para el primer 
caso (Kaminiolo et al., 1993; Henricksen y Krogh, 1985; Pavlasek y Nikiton, 1984) y 
entre 0-14 % para el segundo caso. Esto último confirmaría la existencia de portadores 
asintomáticos (Lorenzo-Lorenzo  et al., 1993; Moon et al., 1978; Nagy et al., 1980). A 
su vez Xiao encontró que en corderos de 5 a 10 días de edad, con procesos diarreicos, 
presentaba una prevalencia de Cryptosporidium sp. de 100%, corderos de 2  3 semanas 
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 FACTORES DEL PARÁSITO 
Los ooquistes esporulados de Eimeria son más resistentes a la desecación y al 
frío; pueden sobrevivir durante más de dos semanas a temperaturas de -12°C a -20°C y 
en formas no esporuladas en esas condiciones, mueren en 96 horas.(Soulsby, 1987; 
Urquhart, 2001) 
Los ooquistes de Cryptosporidium sp. excretados en las heces, son altamente 
resistentes a los factores ambientales, y como son eliminados por el hospedero 
totalmente esporulados, (Cordero et al., 1999; Currient, & García, 1991). 
Las coccidias tiene la capacidad de multiplicarse con rapidez (>1010) en el 
hospedero mediante la multiplicación asexual. (Cordero et al., 1999) y además en un 
ambiente húmedo los ooquistes pueden mantenerse víables durante 2 a 6 meses. La 
supervivencia de los ooquistes disminuye con las temperaturas extremas y con la 
desecación. La congelación a –20ºC durante 72 horas o mediante calentamiento hasta 
45-55ºC durante 20 minutos reducen considerablemente la infectividad. Los ooquistes 
son extremadamente resistente a desinfectantes de uso domestico. (Casemore, 1990; 
Prescott, 2000; Cordell & Addiss, 1994)  
El ooquiste de Cryptosporidium sp. es muy resistente a las condiciones 
climáticas, pudiendo permanecer víable de dos a seis meses a 4º C en el ambiente y 
además resiste a la mayoría de los desinfectantes utilizados en el laboratorio (Atías, 
1991; Forney et al., 1996). Así mismo son muy sensibles a la desecación y congelación 
(Gorman, 1987; Keusch et al., 1995; Suárez et al., 1997). La víabilidad del 
Criptosporidium parvum, no es afectada cuando es expuesto a 3% de cloración 
(hipoclorito de sodio) por hasta 18 horas, de tal manera que la infectividad se elimina 
totalmente sólo después de exponerlo a luz UV por 150 minutos o más (Lorenzo-
Lorenzo et al., 1993). 
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 FACTORES DEL HOSPEDADOR 
EDAD 
Tanto en infecciones naturales como experimentales se constató que la 
enfermedad clínica se presenta con mayor frecuencia en corderos de 7 a 30 días de edad 
(Barutzki et al., 1990). En cabritos, la presentación de la enfermedad ocurre 
mayormente entre la 1 hasta la 4 semana de edad (Koudela & Bokova, 1998), 
habiéndose observado en animales mayores de 3 años un desarrollo evidente e 
incremento de la resistencia a la infección (Kanyari, 1988). En ovinos, la prevalencia es 
tan alta que oscila entre 80 a 90% (Da Silva & Millar, 1991)  
ESPECIE 
La criptosporidiosis es una enfermedad prevalente en rumiantes y humanos 
(Foreyt, 1990). En terneros la infección puede llegar a ser grave (Tzipori, 1985), 
mientras que es moderada en corderos (Angus, 1990). 
 
 
 FACTORES  DEL MEDIO AMBIENTE 
HUMEDAD 
La humedad constituye un factor de evolución y supervivencia de los ooquistes 
infectivos, por lo tanto, zonas húmedas se convierten en excelentes fuentes de infección, 
si hay además coincidencia con las épocas de lluvía. (Current & García, 1991). El clima 
predispone a la propagación de la infección, debido al mayor hacinamiento de los 
animales durante las épocas frías porque favorece a un mayor contacto oral-fecal. 
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TEMPERATURA 
El tiempo frío o templado y húmedo favorece a la esporulación, mientras que la 
dificulta el tiempo seco y las temperaturas altas. Generalmente los ooquistes esporulan a 




Los esporozoítos y merozoítos invaden los enterocitos, comprometiendo la 
absorción. Este hecho desencadena la hiperplasia de las células de la cripta y lleva el 
balance intestinal de absorción-secreción hacia el extremo secretor (Kelly et al., 
1996). Además, el sistema inmunitario del hospedador, en respuesta mediada por 
citoquinas estimuladas por el parásito invasor, ejerce efecto amplificador sobre la 
respuesta secretoria.  Los macrófagos que infiltran la lámina propia secretan factor de 
necrosis tumoral alfa (TNF-α), el cual estimula a los fibroblastos y a otras células de la 
lámina propia para producir prostaglandina E2 (PgE2) la cual potencia  la secreción de 
cloro (Cl-) e inhibe la absorción de cloruro de sodio (NaCl). En el caso de que la 
respuesta del hospedador fuese a predominio de infiltrado de linfocitos 
polimorfonucleares, tendríamos estimulación de la síntesis de prostaglandinas y otros 
productos derivados de los neutrófilos como radicales libres de oxígeno o 
intermediarios de monofosfato de adenina monocíclico (AMPc), los cuales también 
estimulan la secreción intestinal (Chacín-Bonilla L., 1995; Clark D & Sears C, 1996; 
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2.2.5.-SIGNOS CLÍNICOS Y LESIONES 
La segunda generación de esquizogonias y la fertilización del macrogametocito 
(gametogonia) son las etapas del ciclo biológico que causan lesión funcional y 
estructural del intestino grueso. A medida que madura la segunda generación de 
esquizontes o gamontes, las células que los contienen sufren la pérdida de la membrana 
basal y causan hemorragia y destrucción del ciego y colon. Los ooquistes son 
expulsados en el momento de la rotura de la célula lo que suele coincidir con el 
comienzo de los signos clínicos de disentería. (Radostits, 2002) 
Macroscópicamente, se puede observar desde una enteritis catarral, congestión y 
hemorragia de la mucosa intestinal hasta una enteritis hemorrágica grave (Kanyari, 
1990; Koudela & Bokova, 1998) 
Histológicamente, se puede observar pérdida de células de la superficie intestinal 
causada posiblemente por la respuesta inmune, el daño directo inducido por el parásito o 
la fusión de las vellosidades (Rose, 1986; Buret et al., 1990). Además se observa atrofia 
de las vellosidades intestinales, hipertrofia e hiperplasia local de las vellosidades 
intestinales y aumento de infiltración de células inflamatorias en la lámina propia 
(Gregory & Catchipole, 1990). El incremento del volumen de células epiteliales es el 
resultado de una actividad mitótica incrementada en las criptas y/o la migración de 
enterocitos a lo largo de las vellosidades. (Buret et al., 1990; Koudela & Bokova, 1998) 
En la Eimeriosis, la diarrea es uno de los principales signos clínicos, la cual es 
acuosa, fétida, con presencia o no de material muco-fibrinoso y de color marrón, 
amarillo u oscuro, en el caso este mezclado con sangre (Gregory & Catchipole, 1990). 
Además se puede observar inapetencia, dolor abdominal, pérdida de peso y 
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deshidratación y en casos graves fiebre y sintomatología nerviosa como calambres 
tetánicos y estrabismos. (Radostits, 2002) 
El Cryptosporidium parvum parasita el yeyuno distal y el ileon de los corderos, 
aunque la infección puede a veces extenderse hasta el ciego, colon y el recto. (Cordero, 
1999) 
Histológicamente se ha observado el epitelio intestinal es sustituido por un 
epitelio cilíndrico o cúbico bajo, lo que ocasiona una atrofia leve o moderada de las 
vellosidades, degeneración de enterocitos y un acortamiento de la microvellosidades. 
Las criptas suelen aparecer alongadas y la lámina propia puede presentar un infiltrado 
de células mononucleares, células plasmáticas, eosinófilos y neutrófilos. (Chacín-
Bonilla L, 1995; Genta R et al., 1993) 
El signo clínico en animales afectados por Cryptosporidium sp., es la diarrea de 
color amarillento verdoso, variando de líquidas a mucosas, no hemorrágicas y de olor 
fétido. En la mayoría de los casos se prolonga de 2 a 14 días presentando cuadro de 
deshidratación. Otros signos que se observan son: anorexia, decaimiento y fiebre (Allen 
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2.3.- DIAGNÓSTICO 
Para el diagnóstico de la parasitosis gastrointestinal, se utilizan exámenes 
histológicos y/o coprológicos, que nos revelan los diversos estadios de desarrollo del 
parásito. 
 Dentro de los métodos de laboratorio más usados para el diagnóstico de 
ooquistes en heces son las técnicas de concentración y sedimentación como la de 
formol-éter o técnicas de flotación con solución salina (36% saturada), en sulfato de 
zinc (33% saturada) o en solución Sheather (Foreyt, 1990, Cordero et al., 1999). En 
Brasil es frecuente el uso de los métodos de Hoffmann, Baermann modificado o Rugai 
que emplean deposiciones frescas y utilizando la propiedad de termotropismo e 
hidrotropismo positivo de las larvas (Machado y Costa-Cruz, 1998; Campos y Ferreira, 
1999).  
Para el diagnóstico parasitológico se usan exámenes macroscópicos y 
microscópicos: 
• EXÁMEN DIRECTO MACROSCÓPICO 
Permite observar directamente las características morfológicas de los parásitos 
adultos, enteros o fraccionados, así como los cambios en las características 
organolépticas de las heces eliminadas, como el color, presencia de sangre y/o moco, 
consistencia, etc. (Rojas, 2004) 
• EXÁMEN DIRECTO MICROSCÓPICO 
Se realiza principalmente en muestras frescas, la presencia de formas evolutivas 
móviles de parásitos de tamaño microscópico (trofozoítos, quistes de protozoos; así 
como larvas o huevos de helmintos y céstodes. (Rojas, 2004). 
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2.3.1.-COPROMICROSCOPÍA CUALITATIVA 
Los trofozoítos, quistes, ooquistes, larvas y huevos de los parásitos, pueden 
concentrarse por diversos procedimientos, lo cual permite corroborar el hallazgo del 
método directo y conocer la intensidad del parasitismo.  
A.-Métodos Directos 
• Examen directo o en fresco 
Detección de trofozoítos o quistes de protozoarios, y huevos o larvas de helmintos 
en buena cantidad. (Ash y Orihel, 1991; García y Bruckner, 1993; Larragán, 1993) 
• Técnica de Kato 
Examen rápido para la búsqueda de huevos de helmintos. No se observan 
protozoarios. (Ash y Orihel, 1991; García y Bruckner, 1993) 
B.-Métodos de Concentración 
• Técnica de Sedimentación espontánea en tubo 
Técnica de alta sensibilidad diversos enteroparásitos, desde amebas hasta huevos y 
larvas. (Larragán, 1993; Tello, 1998) 
• Técnica de Baermann modificada en copa por Lumbreras 
Aprovecha la capacidad de migración de trofozoítos y larvas, como Balantidium y 
Strongyloides, hacia el fondo de la copa (hidrotropismo, geotropismo, 
termotropismo). (Larragán, 1993; Lumbreras, 1961) 
• Técnica de Sedimentación rápida de Lumbreras 
Para detección de huevos de enteroparásitos de mayor densidad (Fasciola, 
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• Técnica de Ritchie  
Se basa en la concentración de los quistes y huevos por sedimentación mediante 
la centrifugación, con la ayuda de formol y éter para separar y visualizar los elementos 
parasitarios. Se pueden observar quistes, ooquistes y huevos de los parásitos.  
 
C.- Método de Tinción 
• Coloración de Ziehl Neelsen modificado o Kinyoun 
Basada en la ácido-resistencia, facilita la identificación, diferenciando los ooquistes 
de las levaduras, que tienen forma y tamaño similar; los ooquistes se tiñen de rojo por 
ser ácido-alcohol resistentes, mientras que las levaduras no toman esta coloración, 
empleandose en el diagnóstico de coccidias intestinales (Ash y Orihel, 1991;García y 
Bruckner, 1993) 
D.-Métodos Serológicos 
Existen técnicas que detectan la presencia de inmunoglobulinas específicas 
antiparasitarias en el suero del animal, cuando se percibe un conglomerado 
(Hemaglutinación indirecta: HAI), un precipitado (Doble difusión: DD, 
contrainmunoelectroforesis: CIEF) o ausencia de hemólisis (Fijación de complemento: 
FC). En otras se recurre a conjugados enzimáticos (Enzyme-linked immunosorbent 
assay: ELISA) o fluorescentes (Inmunofluorescencia directa e indirecta: IFD e IFI) para 
visualizar la reacción antígeno-anticuerpo. Otras más recientes caracterizan fracciones 
antigénicas, para luego revelar la reacción con conjugados enzimáticos (Western Blot: 
WB) o amplificar la señal de interés (Polimerase chain reaction: PCR) (Ash y Orihel, 
1991; García y Bruckner, 1993). La detección de coproantígenos dará un nuevo impulso 
a estas pruebas. La criptosporidiosis ha sido diagnosticada empleando IFI y ELISA con 
sensibilidades de 80% y especificidades de 95%. Empleando PCR se mejora hasta en 
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100 veces. Para la strongyloidiosis se han empleado IFI y ELISA, con sensibilidades 
menores al 90%. La implementación del WB en el país mejorará su diagnóstico (García 
y Bruckner, 1993).  
2.3.2.-COPROMICROSCOPÍA CUANTITATIVA 
A.-Método de McMaster  
 El método de Método de McMaster,  suministra una idea numérica del grado de 
infección por parásitos gastrointestinales en los hospederos (García et al., 2000). 
La técnica coproscópica de Mc Master, ha sido ampliamente usada en estudios 
epidemiológicos de parásitos gastrointestinales en ovinos, caprinos, bovinos y equinos 
(Pérez, 1996; Moreno et al., 1998; Neto-Padre et al., 2000; Morales et al., 2002). Esta 
técnica es económica, fácil de realizar, de alta capacidad diagnóstica. El contaje de los 
huevos de helmintos se expresa como huevos por gramo de heces (hpg) y de ooquiste de 
coccidia se expresa como ooquiste por gramo de heces (opg) (Urquhart et al., 2001; 
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2.4.- TRATAMIENTO 
La reducción del número de la carga parasitaria es uno de los principales 
objetivos en el control parasitario.  
En la actualidad se dispone de numerosos antihelmínticos de amplio espectro 
que combinan una elevada eficacia contra vermes en estado adulto y larvario, a la vez 
que presentan una baja toxicidad para las ovejas y bóvidos. Sin embargo, la mayoría 
pertenece tan sólo a cinco grupos de químicos: 
Grupo I: Bencimidazoles y Probencimidazoles. Su mecanismo de acción se relaciona 
con la disrupción de los microtubulos y husos mitóticos, fijándose a la tubulina. Tiene 
efectividad contra los nematodos adultos y en dosis mayores contra las larvas inhibidas.   
Grupo II: Morantel, Pirantel y Levamisol. Estas drogas producen una parálisis 
espástica de los helmintos que no mata en forma inmediata, pero facilita su expulsión. 
Grupo III: Avermectinas y Milbemicinas (Moxidectin), Doramectina y Epiromectina. 
Estas drogas interfieren en la transmisión nerviosa al abrir los canales de cloro. 
Grupo IV: Organofosforados como el Triclorfón y el Naftalofós, cuyas dosis 
terapeuticas suelen tener efectividad limitada, y resultan tóxicos en forma aguda y 
crónica a veces a dosis cercanos a los indicados. 
Grupo V: Salicilanilidas como el Closantel y el Rafoxanide. Su espectro es limitado a 
nemátodos hematófagos, pero tiene la propiedad de proteger contra la infección de 
Haemonchus sp. 
Durante la ultima década, los fármacos pertenecientes al grupo I y III han sido 
las drogas más frecuentemente usadas. Hasta el momento no hay ninguna vacuna 
comercial disponible para el control de la nematosis gastrointestinal disponible en el 
mercado. (Suarez, 2002). 
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En caso de fasciolicidas, en la actualidad existen drogas disponibles en el 
mercado como: Clorsulam, Rafoxanide, Nitroxinil, Albendazol y Triclabendazol, 
efectivas contra las formas inmaduras y maduras de la fasciola. En áreas endemias se 
recomienda el uso de drogas fasciolicidas rutinariamente y para evitar resistencias es 
recomendable rotar el uso de los antiparasitarios anualmente. (Boray, J et al., 1994) 
Generalmente los brotes de coccidiosis son tratados con sulfas o amprolium. La 
administración de drogas anticoccidianas en el alimento tales como lasolacid (30-40 
g/ton.), monensina (10-15g/ton.) son utilizados como productos preventivos, así mismo 
mejoran la conversion alimenticia. En la actualidad no se dispone de un fármaco que sea 
realmente eficaz para el tratamiento de la criptosporidiosis en animales y humanos. Sin 
embargo al ser una enfermedad  autolimitante, la recuperación suele ocurrir 
espontáneamente en alrededor de una semana, por lo que normalmente solo es necesario 
administrar algún tratamiento de apoyo. La rehidratación oral o intravenosa, con o sin 
nutrición parenteral, generalmente es suficiente. (Current W & García L, 1991; Clavel 
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2.5.- CONTROL 
La reducción del número de larvas infectantes es uno de los principales objetivos 
del control de la verminosis (Padilha y Mendoza de Gives, 1996). Actualmente, 
diferentes métodos de control de la población de las larvas en los pastos han sido 
estudiados. Estos estudios se pueden clasificar como químicos, inmunológicos, de 
manejo y biológicos. De estos el más difundido es el control químico a través de la 
aplicación de antihelmínticos (Jackson, 2004). Ello favorece el surgimiento de 
poblaciones de parásitos con resistencia a las drogas (Amarante et al., 1992) 
Los métodos alternativos de control como la selección de animales 
genéticamente resistentes, vacunas, manejo de pastos y el control biológico pueden ser 
considerados como opciones para un sistema integrado de control, minimizando la 
necesidad de aplicación de antihelmínticos.  
a) MANEJO 
La rotación de pastos es una práctica ventajosa, pues permite un mejor 
aprovechamiento de las áreas destinadas al pastoreo. Estas áreas generalmente 
permanecen sin animales por 30 a 40 días. Este periodo de descanso de los pastos, en la 
mayoría de los casos es muy corto para permitir la reducción significativa de la 
contaminación de los pastos, pues las larvas infectantes de algunas especies de 
helmintos pueden sobrevivir durante varios meses en los pastos (Lima, 1989; Amarante, 
2005). 
• Rotación de potreros: 
Consiste en la división del pastizal en pequeñas parcelas en las cuales los ovinos son 
introducidos por períodos no superiores a los cuatro días, antes de ser desplazados al 
siguiente potrero y así sucesivamente; los animales son regresados al primer potrero 
después de 30 días aproximadamente, de manera de impedir la autoinfección e 
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incrementar el rendimiento del pastizal. La subdivisión de los potreros puede hacerse 
bien sea mediante el uso de cercas eléctricas movibles o en forma tradicional empleando 
materiales de bajo costo. Este sistema permite una drástica reducción en la frecuencia de 
tratamientos requeridos, los cuales pueden hasta ser eliminados. (Barger et al., 1994). 
Desafortunadamente esta práctica de manejo de pastizal tiende a ser eliminada no por 
no ser eficaz sino porque los criadores consideran que es mas fácil el uso de 
antihelmínticos (Waller, 1998). Pero dada la tendencia actual en países europeos, de 
producir animales de una manera natural, libres de químicos este sistema podría cobrar 
nuevamente vigencia.  
• Pastoreo alterno rotativo ovino-bovino 
Este sistema consiste en el uso de bovinos de 2 o más años como limpiadores del 
pastizal. La permanencia de cada especie de rumiante en el pastizal es de 7 días por 
potrero y en cada rotación el rebaño ovino ingresa a potreros con 28 días de descanso de 
pastoreo bovino y 77 días de descanso de pastoreo ovino. Por consiguiente, cada ciclo 
de pastoreo dura 84 días (12 potreros x 7 días = 84 días). De tal manera que a cada 
potrero le corresponde un ciclo de rotación con 7 días de pastoreo con cada especie de 
rumiante, 28 días libres de animales y 77 días libre de la categoría objeto de control. De 
esta manera se logra una reducción drástica en el número de dosificaciones 
antihelmínticas requeridas, una mayor persistencia de los pastos con un mejor 
rendimiento en el producto animal por hectárea. (Nari  et al., 1987) 
El aspecto nutricional es sumamente importante,  debido a la relación sinérgica 
que existe entre la infección helmíntica y la malnutrición (Rew, R. ,1999; Coop, R., 
Holmes, P, 1996.), debido al efecto del plano nutricional del hospedador ya que el 
mismo afecta la capacidad de respuesta del hospedador a la infección parasitaria 
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influenciando el desarrollo y establecimiento de los parásitos, así como la magnitud de 
los efectos patológicos (Waller, P., 1997) 
La suplementación alimenticia reduce el número de huevos de estróngilos 
digestivos por gramo de heces (hpg) y podría además interactuar con el genotipo del 
animal (Cundiff, L., 1985). 
b) CONTROL BIOLÓGICO 
Diversos estudios de control biológico utilizando hongos nematófagos, han 
demostrado que este es un método prometedor en el control de los nemátodos 
gastrointestinales de los animales (Larsen, 2000; Araújo et al., 2004). 
Estos microorganismos pueden ser clasificados de acuerdo a su modo de acción en 
los siguientes grupos: ovicidas, endoparásitos, productores de metabolitos tóxicos a los 
nematodos (Barron, 1977; Mankau, 1980). 
c) RESISTENCIA GENÉTICA 
La ventaja de usar animales genéticamente resistentes es que son más resistentes 
a las infecciones y sus efectos, contribuyendo para la reducción de la contaminación 
ambiental. Además de eso habría una menor necesidad de tratamientos antihelmínticos, 
retardando el surgimiento de Resistencia (Miller y Gray, 1996). 
 
En los ovinos existe amplia evidencia sobre la posibilidad de explotar la 
variación genética en la resistencia a la infección por nematodos gastroentéricos como 
criterio de selección de los reproductores. (Gray, 1997). Según Baker,  la variación 
genética relacionada con la resistencia a las enfermedades es de naturaleza poligénica y 
en el caso específico de las helmintosis gastroentéricas en ovinos se dispone de 
interesantes resultados, por ejemplo, en la zona subhúmeda de Kenya dicho autor,  
reporta que los corderos de la raza Red Massai son mas resistentes a los endoparásitos 
que los de la raza Dorper y en infecciones naturales multiespecíficas se demostró que 
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los ovinos de raza Merino D’Arles son mas resistentes a la infección por estróngilos 
digestivos que los Romanov puros y que el cruce Merino D’Arles x Romanov 
(Mandonnet, 1995).Sin embargo, es importante destacar que al interior de una misma 
raza existe también una significativa variación de dicha resistencia que puede incluso 
ser de la misma magnitud que la observada entre razas. (Barger, 1989) 
En conclusión, la resistencia a la infección parasitaria es variable tanto entre 






























III. MATERIALES Y MÉTODOS 
3.1.-LUGAR DE ESTUDIO 
 Las muestras fueron recolectadas en los meses de abril y mayo del 2006 
coincidente con la finalización  de la época de lluvía en Pachacayo, siendo esta  una de 
las ocho unidades de producción de la SAIS Túpac Amaru.  
3.2.- ANIMALES 
 Los animales del estudio fueron hembras de descarte de 4 años de edad 
aproximadamente y  estaban identificadas con aretes de numerados. Estos  pertenecían a  
las  diferentes unidades de producción de la SAIS Túpac Amaru y  fueron agrupados en 
la unidad de producción de Pachacayo, para su posterior beneficio. 
 
3.3.-RECOLECCIÓN DE LAS MUESTRAS 
Las muestras de heces fueron colectadas directamente del recto de los ovinos, 
aproximadamente 10 gr. (10 a 12 bolitas),  utilizándose para tal efecto guantes 
desechables y colocados en contenedores plásticos herméticamente cerrados. Estos se 
identificaron  con los datos del animal (número de arete, sexo, edad). Las muestras 
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fueron preservadas con solución buffer fosfato PBS-formol al 5 % en una proporción de 
2:1 respecto al volumen de la muestra fecal,  a temperatura ambiente 10°C hasta su  
procesamiento en Lima.  
 
3.4.- MATERIALES 
• Tubos Falcon de 15ml, 50 ml 
• Láminas portaobjeto/cubreobjeto  
• Lugol  parasitológico 
• Contador 
• Coloración para Ziehl-Neelsen modificada 
• Formol 5% 
• Pipeta Pasteur de vidrio 
• Gradillas para tubos Falcon de 15ml, 50ml 
• Gradilla para víales 
• Embudos con filtro metálico (0.15 ml.) 
• Cámara McMaster 
• Solución saturada de azúcar 
• Guantes de látex 
• Víales 
• Papel toalla  
Equipos: 
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3.5.-TAMAÑO DE MUESTRA 
El tamaño de la muestra, se calculó mediante la fórmula de estimación de 
proporciones, dando un total de 165 animales 
 
                                         
                               
Donde: 
           n   =  Tamaño muestral 
           z  =   1.96 
           p   =  0.7 (Leguía, 2001) 
           q   =   1-p 
           d   =   0.07   
3.6.- LUGAR DE PROCESAMIENTO 
En el Laboratorio de  Medicina Veterinaria Preventiva de la Facultad de 
Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos. 
 
3.7.-PROCESAMIENTO DE LAS MUESTRAS 





a) Método de Flotación con solución de Sheather: 
 Se homogenizó  2 gramos de heces en  20ml de agua destilada en un tubo 
Falcon de 50ml, seguidamente se procedió a tamizar y filtrar  la suspensión fecal por un 
filtro metálico (0.15mm)  en otro tubo Falcon de 50ml, se dejó sedimentar por un 
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solución saturada de azúcar, llenándolo completamente. Luego se mezcló el contenido, 
tapando el tubo con el pulgar e invirtiéndolo varias veces y se colocó el cubreobjeto 
sobre el tubo durante  30 minutos, luego se puso el cubreobjeto sobre el portaobjeto y se 
procedió a observar  en el  microscopio con un objetivo de 10X para la observación de 
los huevos y de 40X para confirmar  la morfología de los mismos. (Kassai, 1998). 
 
b) Método de Sedimentación rápida modificada por Lumbreras 
Se disolvió 2  gr. de heces en 20 ml de agua. Luego se tamizó y filtró  la 
suspensión fecal por un filtro metálico (0.15mm)  en un tubo Falcon de 50 ml. 
Posteriormente se dejó sedimentar  por un tiempo de 30 minutos. Después se  realizó de 
2 a 3 lavados a la muestra, agregándole agua y dejando reposar hasta que sedimente, 
seguidamente se eliminaba el sobrenadante y así se realizaban repetidos lavados hasta 
obtener que el sobrenadante este claro. Luego se procedió a   decantar el sobrenadante y 
con una pipeta Pasteur se colocó una gota en un portaobjeto, se cubrió con un 
cubreobjeto y se procedió a observar por el microscopio con un objetivo de 10X para la 
observación de los huevos y de 40X para confirmar la morfología de los mismos. 
(Rojas, 2004). 
 
c) Método de Ritchie 
En un tubo cónico de plástico de 50 ml se colocó aproximadamente  2 gr. de 
heces. Se agregó  5 ml de agua y con la ayuda de una bagueta homogenizó la muestra. 
Se filtró el homogenizado a través de 2 capas de gasa a otro tubo. Posteriormente se 
colocó  2ml del filtrado a un tubo de vidrio y se  agregó  8ml de agua. Luego se  
centrifugó a 2500 rpm x 10 minutos y  se decantó el sobrenadante. Seguidamente se 
resuspendió el sedimento en 2 ml de éter sulfúrico  y 3 ml de formol 10%. 
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Posteriormente se tapó el tubo con un tapón de jebe y se sacudió vigorosamente  
aproximadamente por 1 minuto. Se removió el tapón con cuidado y se centrifugó a 2500 
rpm x 10 minutos. Luego con la ayuda de una bagueta se desprendió el tapón de 
detritus. Se decantó el sobrenadante quedando en el tubo únicamente el sedimento. Por 
último se examinó la muestra al microscopio con un objetivo de 10X para la 
observación de los huevos y de 40X para confirmar la morfología de los mismos. 
(Sonnenwirth, 1986). 
 
d) Método de coloración -Tinción de Ziehl-Neelsen modificada 
 Se procedió a tomar con la ayuda de una pipeta Pasteur una gota del pellets  de 
la muestra del Éter-formol y se colocó el frotis en una lámina portaobjeto y se dejó 
secar. Después en una gradilla de coloración y se colocaron las láminas con las muestras 
y se cubrió  con fucsina básica fenicada al 8% y se dejo reposar por un tiempo de 30 
minutos. Seguidamente se procedió a decolorar con alcohol ácido al 1%. Luego se  lavó 
nuevamente con abundante agua. Posteriormente se procedió a  colorear con Azul de 
metileno para hacer el contraste por un tiempo de  2 minutos. Por último se lavó con 




a) Método de McMaster 
Se homogenizó  3 gramos de heces en 42 ml de agua en un tubo Falcon de 50 
ml. Se  tamizó y filtró la suspensión fecal por un filtro metálico (0.15mm)  a un tubo 
Falcon de 15 ml. Posteriormente se dejó sedimentar por un tiempo de 30 minutos. 
Luego se eliminó el sobrenadante y el sedimento se resuspendió con la solución  
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saturada, hasta 10 ml del tubo Falcon, se homogenizó y se procedió al llenar el resto del 
tubo con la solución saturada. Con la ayuda de una pipeta Pasteur se tomó la muestra 
del tubo Falcon y se procedió a llenar la cámara McMaster. Por último se procedió a 
observar al microscopio con un objetivo de 10X  los huevos y de 40X para confirmar la 
morfología de los mismos. El número de huevos se determinó contando los huevos  
encontrados en una de las cámaras de  McMaster y multiplicado por el factor 100,  
igualmente se realizó para hallar el número de ooquistes de coccidias y fueron 
expresados en huevos por gramo de heces (hpg) y en ooquistes de coccidias por gramo 
de heces (opg) (Rojas, 2004). 
 Para determinar el nivel de infección parasitaria para cada animal examinado, se 
empleó el recuento de los huevos de helmintos (hpg), para infecciones mixtas de 
nemátodos teniendo como referencia los siguientes valores: 0 = negativo; 50 a 800 = 
infección leve; 850 a 1 200 = infección moderada y sobre 1 250 hpg, infección 
alta. Asimismo el recuento de ooquistes de coccidias (opg), se tuvo como referencia los 
siguientes valores: 0 = negativo; 1 a 1000 = infección leve; 1001 a 5000 = infección 
moderada y mayor a 5000 = infección alta. (Hansen y Perry, 1994) 
 
3.7.-ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
 Los datos obtenidos del estudio, se presentaron en  tablas de distribuciones de 
frecuencia para hallar el número de animales positivos y negativos a la presencia de 
helmintos, coccidias y el porcentaje de éstos, así como el nivel de infección parasitaria 
en base al recuento de huevos en heces en ovinos de la SAIS Túpac Amaru. Los 
resultados de estas proporciones fueron presentados con sus respectivos intervalos de 
confianza al  95%.  
 













A.- Resultados al Análisis Cualitativo: 
En el cuadro N 1. se observa el porcentaje de animales positivos a alguna forma 
parasitaria al análisis cualitativo 
Cuadro N 1. Porcentaje de animales positivos a alguna forma parasitaria en               
ovinos de la SAIS Túpac Amaru, (abril-mayo, 2006) 
Casos 
Flotación Sedimentación Ritchie 
Frecuencia % Frecuencia % Frecuencia % 
Positivo 109 59.6 115 62.8 168 91.8 
Negativo 74 40.4 68 37.2 15 8.2 
Total 183 100 183 100 183 100 
 
En el  cuadro N 2. muestra que el parásito más frecuente al análisis cualitativo 
fue las coccidias con  91.3% (167/183) .También se observó  que el 5.5% (10/183) de 
los ovinos fueron positivos a infección por Moniezia expansa y que el 8.7%(16/183) de 
los ovinos fueron positivos a infección de Fasciola hepatica  
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Cuadro N 2. Frecuencia de huevos de helmintos y ooquistes de coccidias, en 
ovinos de la SAIS Túpac Amaru (abril-mayo, 2006) 
PARÁSITOS 
Flotación Sedimentación Ritchie 
F % F % F % 
NEMÁTODO 83 45.4 91 49.7 149 81.4 
CÉSTODO Moniezia expanza 7 3.8 3 1.6 10 5.5 
TREMÁTODO Fasciola hepática 0 0 16 8.7 9 4.9 
COCCIDIA Coccidias 102 55.7 113 61.7 167 91.3 
Total de muestras analizadas:183       
 
 
En el Cuadro N. 3 se observá que al análisis cualitativo los huevos de nemátodos 
más frecuentes, corresponde a los  huevos tipo Strongylus, Trichuris sp. y Nematodirus 
sp.  
Cuadro N 3. Frecuencia de huevos de nemátodos, en ovinos de la SAIS Túpac 





En el cuadro N 4. se observa que el tipo de infección parasitaria más frecuente al 
análisis cualitativo es poliparasitaria.  
Cuadro N 4. Tipo de infección parasitaria en ovinos de la SAIS Túpac Amaru 
(abril-mayo, 2006) 
PARÁSITOS 
Flotación Sedimentación Ritchie 
F % F % F % 
NEMÁTODO 
Huevo tipo Strongylus 49 26.8 49 26.8 77 42.1 
Nematodirus sp. 12 6.6 23 12.6 29 15.8 
Trichuris sp. 17 9.3 13 7.1 33 18 
Capillaria sp. 3 1.6 4 2.2 7 3.8 
Toxocara sp. 1 0.5 1 0.5 1 0.5 
Chabertia sp. 1 0.5 1 0.5 2 1.1 
Tipo de infección 
FLOTACIÓN SEDIMENTACIÓN RITCHIE 
Frecuencia % Frecuencia % Frecuencia % 
Monoparasitismo 26 23.9 32 27.8 68 40.5 
Poliparasitismo 83 76.1 83 72.2 100 59.5 
Total 109 100 115 100 168 100 
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En el Cuadro N 5.  se observa que la asociación de parásitos más frecuente tanto 
en el grupo de biparasitismo y triparasitismo al análisis cualitativo fue de nemátodo con 
coccidia.  
Cuadro N 5. Descripción de los parásitos presentes en la asociación de 
Biparasitismo y Triparasitismo en ovinos de la SAIS Túpac 
Amaru (abril-mayo, 2006) 
Asociación parasitaria 
FLOTACIÓN SEDIMENTACIÓN RITCHIE 
Frecuencia % Frecuencia % Frecuencia % 
Biparasitismo 
nemátodo+coccidia 60 72.3 61 76.3 69 73 
tremátodo +coccidia 0 0 3 3.8 1 1.1 
céstodo +coccidia 1 1.2 1 1.3 1 1.1 
nemátodo+céstodo 1 1.2 1 1.3 1 1.1 
Dos nemátodos 1 1.2 3 3.8 2 2.1 
subtotal 63 75.9 69 86.3 74 78 
Triparasitismo 
dos nematodos+coccidia 15 18.1 8 10 15 16 
nematodo+trematodo+coccidia 0 0 2 2.5 2 2.1 
nematodo+cestodo+coccidia 5 6 1 1.3 4 4.2 
subtotal 20 24.1 11 13.8 21 22 
Total 83 100 80 100 95 100 
 
 
Además se observó que el 1.1%(2/183), se encontraban infectados con 
Cryptosporidium sp mediante la técnica de coloración de ZN-modificado en ovinos de 
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B.- Resultados al análisis cuantitativo 
La carga parasitaria promedio por ooquistes de coccidias  registrada en heces de 
ovinos de la SAIS Túpac Amaru (abril-mayo, 2006) fue de 343.1 opg (ooquistes de 
coccidias por gramo de heces).  
La carga parasitaria promedio por huevos de nemátodos registrada en heces de 
ovinos de la SAIS Túpac Amaru (abril-mayo, 2006) fue de 146.5 hpg (huevos por 
gramo de heces).  
 
 






















En el cuadro N 1. muestra el porcentaje de animales positivos a alguna forma 
parasitaria al análisis cualitativo, observándose  un alto porcentaje de 91.8%(168/183). 
(Cuadro N. 1). Estos resultados concuerdan con  estudios realizados por Leguía (1999), 
en las regiones Quechua, Suni, Puna, en donde se reportan entre 80 a 100 % de parásitos 
gastrointestinales en explotaciones ovinas. Asimismo estudios realizados por Cordero et 
al., (1999) en España y por Rhebein et al., (1996) en Alemania, observaron que la 
prevalencia de parásitos gastrointestinales en ovinos, oscila entre el 68% y 100%. 
En el  cuadro N 2. se observa que el parásito más frecuente al análisis cualitativo 
fue las coccidias con  91.3% (167/183) (Cuadro N. 2). En un estudio similar realizado 
en ovinos de pelo en Ucayali se encontró una prevalencia de ooquiste de coccidias un 
97.5%, en condiciones de crianza semiintensiva (Samanez, 1990). Estos resultados 
podrían estar relacionados al clima ya que la humedad constituye un factor de evolución 
y supervivencia de los ooquistes infectivos, por lo tanto, zonas húmedas se convierten 
en excelentes fuentes de infección, si hay además coincidencia con las épocas de lluvia. 
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(Current & García, 1991). El clima predispone a la propagación de la infección, debido 
al mayor hacinamiento de los animales durante las épocas frías favoreciendo un mayor 
contacto oral-fecal. También se observó  que el 5.5% (10/183) de los ovinos fueron 
positivos a infección por Moniezia expansa  (Cuadro N. 2). Este resultado bajo podría 
estar relacionado a que la teniosis es una enfermedad altamente prevalente en zonas 
donde no se realizan controles para este tipo de parásito como comunidades campesinas, 
encontrándose casos de infección de hasta 100% en corderos (Leguía, 2001). No siendo 
el caso del lugar de estudio. Además se halló que el 8.7%(16/183) de los ovinos fueron 
positivos a infección de Fasciola hepatica (Cuadro N. 2) este valor bajo podría estar 
relacionado a la presencia de formas inmaduras  de este parásito por el periodo de toma 
de muestra (abril-mayo).  
 
En el Cuadro N. 3 se observá que al análisis cualitativo los huevos de nemátodos 
más frecuentes, corresponde a los  huevos tipo Strongylus, Trichuris sp. y Nematodirus 
sp. (Cuadro N. 3). Estos resultados concuerda con el último estudio realizado en la 
SAIS Túpac Amaru,  hace 38 años, sobre la prevalencia de helmintos, en donde señala 
que las infecciones por  los huevos tipo Strongylus, Trichuris sp. y Nematodirus sp. son  
más frecuentes. (Peña, 1969). La  predominancia estos parásitos gastrointestinales 
estaría asociado a que en dicho lugar de estudio, se realizan tratamientos antiparasitarios  
en forma masiva, y esto ocasionaría la aparición de cepas de parásitos resistentes a la 
acción de los antihelmínticos usados frecuentemente. 
En el cuadro N 4. se observa que el tipo de infección parasitaria más frecuente al 
análisis cualitativo es poliparasitaria. Un estudio realizado por Morales (1998), señala 
que en condiciones naturales es muy frecuente encontrar infecciones en asociación o 
mixtas. Estas infecciones mixtas parecen estar relacionadas al hecho de que la infección 
  57 
por una especie parasitaria actúa como factor predisponente a la infección con otras 
especies, al contribuir con el agotamiento de los mecanismos de respuesta 
inmunológica, favoreciendo la infección por otras especies parasitarias.(Garnhan, 1982). 
Igualmente Poulin (1998), señala que los  individuos que se encuentran parasitados, 
atraen a otras especies parasitarias en cantidades más elevadas que las adquiridas por los 
individuos no infectados, sobre todo cuando estas infecciones son adquiridas en etapas 
juveniles.  
En el Cuadro N 5.  se observa que la asociación de parásitos más frecuente tanto 
en el grupo de biparasitismo y triparasitismo al análisis cualitativo fue de nemátodo con 
coccidia. La presencia de estos parásitos gastrointestinales se debería en el caso de los 
nemátodos a que estos se adaptan mejor a las condiciones de altura y de clima frío. Los 
nemátodos pueden desarrollar su estadio larvario a bajas temperaturas siendo resistentes 
a la desecación. (Rojas, 2004). En el caso de las coccidias la presencia de estas podría 
deberse a que en la SAIS Túpac Amaru no se realizan controles  sanitarios para 
coccidias pero si presentan un calendario sanitario para los nemátodos 
gastrointestinales, Fasciola hepatica y tenias.  
Además se observó que el 1.1%(2/183), de los ovinos de la SAIS Tupac Amaru 
(abril, mayo del 2006) mediante la técnica de coloración de ZN-modificado se 
encontraban infectados con Cryptosporidium sp. En animales adultos se ha identificado 
la presencia de criptosporidiosis con o sin la  presencia de signos clínicos, actuando 
como portadores y eliminadores estacionales de ooquistes, siendo fuente de 
contaminación para el rebaño, especialmente de los corderos. (Bennet et al., 1985; 
Webster, 1993). Faubert y Litvinsky (2000) consideran que los neonatos adquieren la 
infección con este parásito al poco tiempo de su nacimiento, como consecuencia de la 
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eliminación fecal de ooquistes por animales periparturientas, especialmente durante el 
período de parto. En un estudio realizado por Xiao et al  sobre Cryptosporidium 
sp.registró que en corderos de 5 a 10 días de edad presentaba una prevalencia de 100%; 
en corderos de 2 a 3 semanas de 78.3% y en adultos 17.4%. 
La carga parasitaria promedio por ooquistes de coccidias  registrada en heces de 
ovinos de la SAIS Túpac Amaru (abril-mayo, 2006) fue de 343.1 opg (ooquistes de 
coccidias por gramo de heces). Los valores  superiores a 5000 opg son considerados 
significativos, de un nivel de infección alta,  y por ello riesgosos para la salud de los 
ovinos,  principalmente en los corderos, ya que son muy susceptibles a la presentación 
clínica de la enfermedad. Sin embargo un recuento menor de 5000 opg indicaría un 
grado de infección leve como lo encontrado en este estudio: 343.1 opg en promedio, no 
sugiere generalmente infección clínica, pero puede indicar una fuente potencial de 
infección grave si las condiciones ambientales son favorables. (Radostits, 2002;Soulsby, 
1987)  
La carga parasitaria promedio por huevos de nemátodos registrada en heces de 
ovinos de la SAIS Túpac Amaru (abril-mayo, 2006) fue de 146.5 hpg (huevos por 
gramo de heces). La carga parasitaria promedio por huevos de nemátodos registrada en 
este estudio correspondería un grado de infección leve. No se halló animales con un 
grado de infección alto. Morales (1998) y Barger (1985) señalan que los animales que 
tienen infección alta, tienen  gran importancia en la dinámica de la transmisión de la 
infección debido a que constituyen la mayor carga de contaminación ambiental y por 
consiguiente, de infección para otros individuos. (Gray, 1997). Sin embargo la presencia 
de animales con un grado de infección leve podría indicar la presencia portadores 
asintomáticos responsables de la contaminación de los pastos. 











VI. CONCLUSIONES  
 
 La combinación parasitaria más frecuente  el biparasitismo y la menos frecuente 
el tetrataparasitismo.  
 
 El grado de infección parasitaria por huevos de nemátodos y ooquistes de 





















 Realizar  estudios similares en  distintas épocas del año e incluir a otras 
categorías de edad, sexo y  procedencia. 
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